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1. Einleitung 
Hämoxigenasen (HO) leiten den enzymatischen Abbau von Häm zu den Gallenpigmenten 
ein. Als Maines und Kappas [1975] Hämoxigenasen erstmals beschrieben, wurde die von 
der Hämoxigenase katalysierte Reaktion von Häm zu Biliverdin unter Freisetzung von 
Kohlenmonoxid (CO) und Eisen (Fe2+-Ionen) rein als Abbauprozess verstanden. Die Er-
kenntnis, dass die entstehenden (Neben-)Produkte CO und Biliverdin bzw. Bilirubin phy-
siologisch wirksam sein können, führte zu einem gesteigerten Interesse an Hämoxigena-
sen. Die Identifizierung von Stickstoffmonoxid (NO) als Prototyp einer neu entdeckten 
Klasse gasförmiger Transmitter führte zur Annahme, dass CO womöglich ein weiterer 
gasförmiger Mediator sein könnte [Marilena et al., 1997]. Zuvor wurde dem Hämabbau im 
Nervensystem lediglich im Rahmen von Bilirubinenzephalopathien von Neugeborenen Be-
achtung geschenkt, wo eine Hemmung der HO als therapeutische Möglichkeit angenom-
men wurde [Valaes et al., 1994].  
Aus dem Endprodukt der HO-Reaktion, Biliverdin, entsteht Bilirubin, dem eine Bedeutung 
als physiologisch wirksamen Antioxidans zugesprochen wird [Stocker et al., 1987; Neuzil 
et al., 1993]. HO könnte neben seiner rein metabolischen Aufgabe, der Hämdegradation, 
sowohl durch die Mediatorfunktion des CO als auch durch das antioxidativ wirksame Bili-
rubin unter physiologischen und pathophysiologischen Bedingungen im Nervensystem 
eine Rolle spielen. Der Nachweis von HO-Aktivität im Klein- und Stirnhirn von Meer-
schweinchen während der Embryonalentwicklung nährte die Vermutung, HO-generiertes 
CO spiele sogar in der neuronalen Entwicklung eine Rolle [Cook et al., 1997]. Weiterfüh-
rende Untersuchungen über Hämoxigenasen im peripheren Nervensystem während der 




Häm, Ferro-(Fe2+)-protoporphyrin IX, ist das bekannteste der Metalloporphyrine, die aus 
einem Porphyrinring und einem katalytisch aktiven Metallion bestehen und die Fähigkeit 
besitzen, Sauerstoff zu binden und zu transportieren. An Proteinen gebunden, dienen 
Hämproteine dem Sauerstofftransport (Hämoglobin, Myoglobin), dem Elektronentransport 
(Cytochrome a, b, c) und der Sauerstoffaktivierung (Cytochrom P450). Der größte Teil des 
im Körper vorkommenden Häms ist im Hämoglobin in den Erythrozyten gebunden. Ca. 
80% des täglich abgebauten Häms stammen aus dem Hämoglobinabbau. Freies, unge-
bundenes Häm selbst besitzt oxidatives/toxisches Potential, welches die Enzymexpression 
von HO-1 stimuliert [Lincoln et al., 1988; Gabis et al., 1996].  
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HO leiten als Schrittmacherenzym den Abbau von Häm durch Spaltung der α-Methinbin-
dung des Porphyrinringes ein. Unter Freisetzung von Fe2+-Ionen und unter Elimination von 
CO entsteht Biliverdin. In einem weiteren Schritt wird mittels der Biliverdin-Reduktase 
(BVR) Bilirubin gebildet. Abbildung 1 schildert den Abbau von Häm zu Biliverdin durch 




Abb. 1: Schema des Hämabbaus [Schüller et al., 1999]. 
 
 
1.2 Hämoxigenasen: Biochemie, Struktur und Funktion 
HO wurde von Maines et al. [1975] als ein mikrosomales, Cytochrom P-450 unabhängiges 
Enzymsystem beschrieben. Mittlerweile wurden drei Isoformen der HO identifiziert, welche 
jeweils von einem Gen codiert werden. HO-1 ist ein Stressprotein, welches auch als Hitze-
schockprotein 32 (HSP32) bezeichnet wird [Shibahara et al., 1987; Gabis et al., 1996]. 
Das Protein besteht aus 288 Aminosäuren beim Menschen und aus 289 bei der Ratte. Zu 
90% sind beide Formen identisch. HO-1 kommt ubiquitär, vor allem aber in Leber, Milz 
und Nieren vor [Rotenberg et al., 1991; Trakshel et al., 1986; Maines et al., 1986; Ewing et 
al., 1993; Elbirt et al., 1998]. Die HO-1 Expression wird durch eine Vielzahl von Stimuli 
induziert und von Inhibitoren blockiert, welche in der Tabelle 1 zusammengefasst sind. 
HO-2 kommt konstitutiv vor und weist eine komplexe Genstruktur auf. Es existieren zwei 
unterschiedlichen mRNAs: HO-2a und HO-2b. Die HO-2a mRNA wird überwiegend in den 
Testes und HO-2b mRNA in allen anderen Geweben exprimiert [Gibbs et al., 1998]. Das 
Protein besteht aus 316 Aminosäuren beim Menschen und 315 bei der Ratte. Auch hier 
beträgt die Übereinstimmung zwischen den Spezies ca. 90%. HO-2 kommt überwiegend 
im Gehirn und in den Testes vor. [Rotenberg et al., 1991; Trakshel et al., 1986; Maines et 
  8
al., 1986; Ewing et al., 1993; Elbirt et al., 1998]. Glucocorticoide konnten bislang als ein-
zige stimulierende Faktoren zur Enzymexpression identifiziert werden. In Gehirnen neuge-
borener Ratten kam es nach Behandlung mit Glucocorticoiden zur verstärkten HO-2 Ex-
pression [Maines et al., 1996; Raju et al., 1997; Ewing et al., 1997]. Im Rattenhoden 
konnten diese Effekte ebenso nachgewiesen werden [Liu et al., 2000].  
HO-3 kommt ubiquitär, vor allem aber in Leber, Prostata und Nieren vor. HO-3 und HO-2 
weisen eine Übereinstimmung in der Aminosäurensequenz von etwa 90% auf. HO-3 weist 
weniger eine Häm-katalysierende Kapazität als eine hämsensitive oder hämbindende 
Funktion auf. [McCoubrey et al., 1997]. In der Tabelle 1 sind Vorkommen, Funktionen, 
Stimuli und Inhibitoren der Enzymexpression zusammengestellt. 
 
 HO-1 HO-2 HO-3 
Vorkommen ubiquitär 






Molekulargewicht ≈32-33 kD ≈36 kD ≈32-33 kD 
mRNA-Isoformen 1 (3) 2 1 
Transkriptgröße ≈1,8 kb 1,3≈1,9 kb ≈2,4 kb 




Metallionen, -porphyrine (2) 
Zytokine (3) 





Glucocorticoide (8) nicht bekannt 
Inhibitoren der 
Enzymaktivität 










Tabelle 1: Synopse über Lokalisation, Funktionen, Stimuli der Enzymexpression und Inhi-
bitoren der Enzymaktivität der Hämoxigenasen-Isoformen, nach Elbirt et al. [1999]. 
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(1) Lincoln et al., 1988; Gabis et al., 1996    (2) Llesuy et al., 1994; Maines et al., 1977 
(3) Fukuda et al., 1993               (4) Rossi et al., 1995 
(5) Keyse et al., 1989                (6) Thorup et al., 1999 
(7) Camhi et al., 1995                (8) Maines et al., 1996; Raju et al., 1997 
(9) Prabhakar et al., 1995            (10) Kozma et al., 1999 
(11) Zakhary et al., 1996 
 
 
1.3 Kohlenmonoxid – ein intrazellulärer Mediator 
Ebenso wie NO aktiviert das beim Hämabbau freigesetzte CO die lösliche Guanylat-
zyklase (sGC), wobei NO eine 100-fach größere Affinität zur sGC besitzt als CO [Friebe et 
al., 1996]. Dadurch kommt es zum Anstieg des zyklischen Guanosin-3’,5’-monophosphats 
(cGMP). CO kann sowohl die sGC derselben Zelle aktivieren und somit sowohl als intra-
zellulärer Mediator dienen, als auch im geringen Umfang Nachbarzellen als interzellulärer 
Mediator beeinflussen [Knowles et al., 1989; Ingi et al., 1996]. Die Proteine HO-2 und HO-
3 weisen in ihrer Primärstruktur ein seltenes Motif auf, welches als das Häm regulierende 
Motif angesehen wird [Zhang et al., 1995]. Einerseits inhibiert NO signifikant die HO-2 Ak-
tivität, andererseits moduliert HO-2 über seinen Hämliganden die NO-Konzentrationen. 
Ding et al. [1999] sprachen von einer Abfalleimerfunktion der HO-2 und HO-3. Auf diese 
Weise werden die Konzentrationen der Signalmoleküle CO und NO reguliert. Maines 
[1997, 2000] geht sogar soweit, bei HO-2 und auch HO-3 von einem zellulären Sauerstoff-
sensor zu sprechen. 
Thorup et al. [1999] konnten an Widerstandsgefäßen der Rattenniere und Zakhary et al. 
[1996] an Pulmonalarterien des Schweines zeigen, dass CO dosisabhängig über die Akti-
vierung der sGC vasodilatorisch wirkt. Verglichen mit NO ist CO jedoch ein schwacher 
Vasodilatator. In höheren Konzentrationen geht der NO-CO-Synergismus verloren, und 
CO wirkt durch direkte Hemmung der endothelialen NO-Synthase (eNOS) vasokonstrikto-
risch [Thorup et al., 1999]. Kozma et al. [1999] stellten fest, dass Widerstandsgefäße unter 
einem tonischen vasorelaxierenden Mechanismus des endogenen CO stehen. Zou et al. 
[2000] berichteten, dass das HO/CO-System zur Aufrechterhaltung des Blutflusses in der 
Rattennebenniere beiträgt. Grozdanovic et al. [1996] und Cardell et al. [1998] fanden her-
aus, dass CO vor allem unter Hypoxie eine Bronchodilatation auszulösen vermag. 
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1.4 Bilirubin – ein wirksames Antioxidans 
Als stabiles Zwischenprodukt aus dem Hämabbau entsteht Biliverdin, welches mittels der 
BVR zu Bilirubin reduziert wird. Freies und an Albumin gebundenes Bilirubin wirken anti-
oxidativ. Bilirubin wird durch Einfangen von Hydroperoxidradikalen wieder zu Biliverdin 
oxidiert und rasch wieder über BVR zu Bilirubin reduziert. Bilirubin besitzt etwa 1/10 der 
antioxidativen Wirkung des Ascorbats [Neuzil et al., 1993]. Aufgrund seiner Lipophilie stellt 
Bilirubin ein wichtiges Antioxidans für Lipoproteine und Membrane dar. Es besitzt daher 
eine vergleichbare Wirkung mit dem Vitamin E [Farrera et al., 1994]. Dennery et al. [1995] 
fanden heraus, dass das Ausmaß Hyperoxie-induzierter Lungenödeme neugeborener 
Gunn-Ratten, die erhöhte Serumbilirubinwerte im Vergleich zu einem Wildtyp aufwiesen, 
signifikant geringer ausfiel. Die transiente Hyperbilirubinämie nach Geburt wurde als 
Schutz vor oxidativem Stress aufgefasst. Die antioxidative Wirkung wurde auch in anderen 
Organsystemen beschrieben: in der Haut nach UV-Bestrahlung [Applegate et al., 1995], 
Schutz vor Atherosklerose [Wang et al., 1998] und Schutz vor nephrotoxischen Nieren-
versagens [Mosley et al., 1998]. Magnusson et al. [2000] entdeckten in Neuronen periphe-
rer sensibler Ganglien zunächst eine geringe BVR-Aktivität, die sich in Zellkultur deutlich 
steigern ließ. Nach Axotomie wurde vermehrt HO-1 induziert und NOS gebildet. CO und 
NO wurden daher neuroregenerative und Bilirubin neuroprotektive Effekte zugeschrieben 
[Magnusson et al., 2000].  
 
 
1.5  Hämoxigenasen im Nervensystem 
1.5.1 Hämoxigenasen im Zentralnervensystem 
Hämoxigenasen wurden erstmals in Rattengehirnen nachgewiesen [Maines et al.; 1986]. 
Zunächst wurde angenommen, dass die konstitutive Expression von HO-2 im Gehirn für 
die Homöostase von Bedeutung ist, während die induzierbare HO-1 zur Anpassung an 
wechselnde Umgebungsbedingungen dient [Maines MD, 1988]. Mit der Entdeckung, dass 
CO ein neuronaler Mediator sein könnte [Maines et al., 1986], wurde das Interesse an 
Hämoxigenasen und deren Wirkung im Nervengewebe entfacht.  
Unter anderem wurde die zytoprotektive Wirkung von HO-1 und HO-2 am ZNS untersucht. 
Eine intrazerebrale Injektion von Lipopolysacchariden oder Interferon-γ löste in den Ge-
hirnzellen eine HO-1 Induktion aus [Matsuoka et al., 1998]. Unter Hyperthermie oder Hyp-
oxie konnte ein Anstieg der HO-1-mRNA auf das 30-50fache beobachtet werden [Ewing et 
al., 1992]. Chen et al. [2000] fanden heraus, dass HO-1 neuroprotektiv wirkt. Membran-
schäden, die durch neurotoxischen Glutamats und H2O2 hervorgerufen wurden, fielen in 
transgenen Mäusen, die HO-1 überexprimierten, signifikant geringer aus als bei nontrans-
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genen Mäusen. Panahian et al. [1999] stellten fest, dass nach Okklusion der A. cerebri 
media in transgenen Mäusen, die HO-1 überexprimierten, signifikant kleinere Infarktvolu-
mina auftraten als in nontransgenen Mäusen. Einer HO-1-Überexpression wurde generell 
neuroprotektive Wirkung gegen “stressinduzierende” Oxidationsmittel zugesprochen [Le et 
al., 1999]. 
Neuroprotektive Wirkung konnte auch für HO-2 nachgewiesen werden. Nach Okklusion 
der A. cerebri media wurden signifikant größere Infarktvolumina bei HO-2-/- Mäusen fest-
gestellt als beim korrespondierenden Wildtyp. HO-2 zusammen mit dem antioxidativen 
Biliverdin schützte im Wesentlichen vor Apoptose und weniger vor Nekrosenbildung. Der 
Vergleich zwischen HO-1-/- mit HO-2-/- Mäusen ergab außerdem wesentlichen Unter-
schiede. Während die HO-1-/- Mäuse debil wirkten, entwickelten sich HO-2-/- Mäuse mit 
Ausnahme von Ejakulationsstörungen normal [Dore et al., 2000].  
Die protektive Wirkung der Hämoxigenasen konnte auch an anderen Organsystemen fest-
gestellt werden: Eine HO-1-Überexpression schützt das Bronchialsystem vor oxidativem 
Stress [Dennery et al. 1998], vor kongestiver Rechtsherzinsuffizienz [Raju et al., 1999], vor 
Rechtsherzinfarkten [Yet et al., 2001; Katori et al., 2002] und bietet eine Langzeitprotektion 
vor koronarer Herzerkrankung [Melo et al., 2002].  
 
 
1.5.2 Hämoxigenasen im peripheren Nervensystem 
Nachdem Hämoxigenasen im Zentralnervensystem nachgewiesen worden waren, wurde 
deren Vorkommen auch im peripheren Nervensystem untersucht. HO-2 wurde in den Neu-
ronen der paravertebralen sympathischen Ganglien - Ganglion cervicale superius 
(superior cervical ganglion: SCG) und Ganglion stellatum (stellate ganglion: SG) - und 
prävertebralen sympathischen Ganglien - Ganglion coeliaco-mesentericum-superius (ce-
liac superior mesenteric ganglion: CSMG) und Ganglion mesentericum inferius (inferior 
mesenteric ganglion: IMG) – des Meerschweinchens nachgewiesen [Vollerthun et al., 
1995]. Außerdem wurde HO-2 in einigen Dendriten, nicht aber in Axonen und deren termi-
nalen Endigungen nachgewiesen.  
HO-2 konnte auch in den Neuronen der sensorischen Spinalganglien (dorsal root gang-
lion: DRG) sowie in den Ganglien trigeminale, jugulare und nodosum des Meerschwein-
chens nachgewiesen werden. In intraganglionären non-neuronalen Zellen wie Satelliten-
zellen, Schwannzellen, Fibroblasten und Endothelien der Gefäße konnte HO-2 dagegen 
nicht nachgewiesen werden [Vollerthun et al., 1996]. 
Sowohl in den sensorischen Ganglien als auch im sympathischen SCG der Ratte konnte 
HO-1 mit schwacher Immunreaktion nachgewiesen werden. Nach Axotomie wurde jedoch 
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eine intensive HO-1 Induktion sowohl in den Axonen als auch in den Perikarien registriert. 
Magnusson et al. [2000] schlossen daraus, dass unter Stressbedingungen die Kapazität 
von HO-2, Häm zu degradieren, nicht ausreicht und eine HO-1 Induktion zur neuronalen 
Regeneration daher notwendig ist.  
Hinsichtlich des Vorkommens von HO-1 existieren widersprüchliche Angaben. Während 
HO-2 in 25-30% der Perikarien des Gl. petrosum, in 70% des SCG und in 75% der ente-
ralen Ganglienzellen der Ratte nachgewiesen werden konnte, wurde HO-1 dagegen nicht 
nachgewiesen [Zakhary et al. 1996]. Ferner wurde HO-2 in den Glomuszellen des Glomus 
caroticum der Katze und der Ratte [Prabhakar et al., 1993, 1999; Overholt et al., 1996], 
sowie in Perikarien intrinsischer Ganglien der Trachea und Bronchien des Menschen und 
des Meerschweinchens nachgewiesen [Canning et al., 1998].  
In den Ganglia pelvica und in den zum Penis führenden Nervenfasern der Maus konnte 
HO-2 ebenso nachgewiesen werden [Burnett et al., 1998]. HO-2 und neuronale NO-
Synthase (nNOS) waren in 20% der Perikarien kolokalisiert [Grozdanovic et al., 1999]. 
Hedlund et al. [2000] schlossen daraus, dass endothelial freigesetztes NO und das 
HO/CO-System bei der penilen Erektion synergistische Effekte zu haben scheinen.  
Das Vorkommen der Hämoxigenasen wurde außerdem im enterischen Nervensystem 
untersucht. HO-2 konnte in enterischen Neuronen der Katze, des Hundes [Ny et al., 1995, 
1996, 1997] und der Ratte [Grozdanovic et al., 1996; Donat et al., 1999] nachgewiesen 
werden. Werkström et al. [1997] fanden heraus, dass HO-2 generiertes CO für die Rela-
xation des unteren Oesophagussphinkters des Schweines verantwortlich ist. HO-2 wurde 
in den Ganglienzellen des Plexus myentericus und submucosus sowie in einigen Nerven-
fasern nachgewiesen [Werkström et al., 1997]. Miller et al. [2001] wiesen HO-2 in enteri-
schen Ganglienzellen und in einigen Nervenfasern zwischen den logitudinalen und zirkulä-
ren glatten Muskelschichten des humanen Antrums und des Jejunums nach. In 40% der 
Perikarien des Plexus myentericus und in 10% des Plexus submucosus waren HO-2 und 
NOS kolokalisiert. HO-1 konnte nicht nachgewiesen werden.  
HO-2 wurde in den interstitiellen Zellen (ICC, interstitial cells of Cajal) des murinen Dünn-
darmes nachgewiesen, die für die gastrointestinale Motilität verantwortlich sind. CO wurde 
als Neurotransmitter dieser Schrittmacherzellen diskutiert [Miller et al., 1998; Farrugia et 
al., 1998].  
In 98% der Ganglienzellen des Plexus myentericus und in 96% der Ganglienzellen des 
Plexus submucosus der inneren Analregion des Opossums waren HO-2 und nNOS kolo-
kalisiert. Die Kolokalisation nahm aboralwärts auf 56% ab. Battish et al. [2000] spekulier-
ten, ob NO und CO interagierende Mediatoren der Relaxation des inneren Analsphinkters 
sein könnten. 
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1.5.3 Hämoxigenasen während der embryonalen Entwicklung 
Obwohl Vorkommen, Verteilung und Wirkungen der Hämoxigenasen im zentralen, peri-
pheren und enterischem Nervensystem adulter Tiere ausführlich untersucht wurden, be-
richteten Autoren über Hämoxigenasen während der Embryonalentwicklung außerordent-
lich wenig.  
HO-1 konnte bereits sehr früh (Embryonaltag 6.5=E6.5) im Ektoplazentarkonus und in den 
Trophoblastenzellen (E10.5) der Maus nachgewiesen werden [Watanabe et al., 2004]. Aus 
den Zellen des Ektoplazentarkonus entsteht die Plazenta, deren Entwicklung bis zum 
E14.5 vollständig abgeschlossen ist. Zu diesem Zeitpunkt wurde die höchste Expression 
von HO-1 mRNA registriert, die etwa 90% dem Level einer adulten Mäusemilz entsprach. 
Danach nahm die HO-1 mRNA Expression um 50% am folgenden Tag (E15.5) rasch wie-
der ab. Bis zur Geburt änderte sich der Level nicht mehr. HO-2 mRNA wurde in der Pla-
zenta auf einem konstant niedrigen Level nachgewiesen. Der Proteinlevel in der Plazenta 
entsprach 10% des Proteinlevels der Hoden [Watanabe et al., 2004]. 
Dennery et al. [2003] wiesen die Expression von HO-1- und HO-2-mRNA in Lungen von 
Rattenembryos (E16.5) nach. Während die höchste HO-1-mRNA Expression zwischen 
E19.5-E20.5 nachgewiesen wurde, wurde HO-2 konstant exprimiert. Der höchste HO-1-
Proteinlevel wurde unmittelbar postnatal, der höchste HO-2-Proteinlevel 5 Tage nach der 
Geburt festgestellt. Die höchste HO-Aktivität wurde unmittelbar vor der Geburt registriert.  
HO-1 konnte in Dottersackzellen der Ratte (E10) nachgewiesen werden. Mit Beginn der 
hepatischen Hämatopoese (E13) wurde HO-1 mRNA in der Leber nachgewiesen. Unmit-
telbar vor der Geburt (E20) wurde HO-1 in der Milz und unmittelbar nach der Geburt im 
Dünndarm nachgewiesen [Watanabe et al., 2003].  
Im zentralen Nervensystem konnte HO-1 im Kleinhirn des Meerschweinchens (E62) nach-
gewiesen werden [Cook et al., 1997]. Jedoch scheint die Entwicklung von HO-1 im We-
sentlichen postnatal statt zu finden. In Rattengehirnen wurde am 7. Tag nach der Geburt 
die stärkste HO-1 Proteinexpression beobachtet [Bergeron et al., 1998].  
Ähnliches wurde auch für HO-2 beobachtet. Sun et al. [1990] fanden heraus, dass die HO-
2 Proteinexpression in Rattengehirnen einen Tag vor Geburt bis zum adulten Stadium um 
das 2fache ansteigt.  
 
 
1.6 Fragestellung und Ziel 
Mit der Entdeckung von NO als Prototyp einer neu entdeckten Klasse gasförmiger Trans-
mitter wurde die Möglichkeit diskutiert, ob HO generiertes CO, das im Nervensystem durch 
den Abbau von Häm reichlich anfällt, ebenso wie NO ein weiterer gasförmiger Transmitter 
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sein könnte, oder ob CO lediglich ein Abbauprodukt darstellt. Hierzu wurden Vorkommen 
und Wirkungsmechanismen von HO-2 und HO-1 sowohl im zentralen als auch im periphe-
ren und im enterischen Nervensystem adulter Tiere untersucht. Sehr wenige Autoren ha-
ben Hämoxigenasen im zentralen Nervensystem während der embryonalen Entwicklung 
untersucht. Im peripheren Nervensystem existieren bislang keine Untersuchungen über 
das Vorkommen und der Verteilung von Hämoxigenasen während der embryonalen Ent-
wicklung. Daher sollen HO-2 und HO-1 an den paravertebralen sympathischen Ganglien 
SCG und SG, an den prävertebralen sympathischen Ganglien CSMG und IMG untersucht 
werden. Ziel ist es, den Beginn der Proteinbiosynthese der HO-Isoformen während der 
murinen Embryonalentwicklung zu ermitteln. Mögliche zeitliche Entwicklungsunterschiede 
hinsichtlich der Entwicklung der Proteinbiosynthese der HO-Isoformen zwischen den para-
vertebralen und prävertebralen Ganglien sollen erfasst werden. Hierzu sollen ergänzende 
Untersuchungen auch an den sensorischen DRG vorgenommen werden.  
Die Beantwortung dieser Fragen hat als Ziel, strukturelle Grundlagen zur Klärung der Be-
deutung von Hämoxigenasen während der Embryonalentwicklung zu legen. 
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2. Material und Methode 
 
2.1 Mäusehaltung und -züchtung 
Zur Zucht wurden braune Hausmäuse (Mus musculus musculus) verwandt. Alttiere wur-
den in Standardkäfigen im Verhältnis Weibchen:Männchen = 2:1 gehalten. Jungtiere wur-
den in Großraumkäfigen geschlechtlich getrennt gehalten. Die Tiere wurden mit der Stan-
darddiät für Mäusezucht und mit ausreichend Trinkwasser bei einem Lichtrhythmus von 12 
Stunden hell und 12 Stunden dunkel gehalten. 
Nach einer Tragezeit von 20-21 Tagen wurden durchschnittlich 10-11 Junge (6-14) ge-
worfen. Nach 4-6 Wochen wurde die Geschlechtsreife erreicht. Jungtiere wurden von den 
Alttieren getrennt, um eine unkontrollierte Paarung zu verhindern. Durch die geschlechts-
spezifische räumliche Trennung wurden Jungtiere herangezogen, bei denen die Ovulation 
ausblieb.  
Zum Züchten von Embryonen wurden Tiere im Alter von mindestens 7-8 Wochen ver-
wandt. 4 Tage vor der geplanten Kopulation wurde ein Großraumkäfig mit 40 weiblichen 
Tieren direkt neben einem Großraumkäfig mit Böcken für 3 Nächte plaziert. Durch die mit 
dem Urin der Böcke ausgeschiedenen Duftstoffe konnte bei einigen Tieren ein Eisprung 
ausgelöst werden. Am 4. Tag wurden um 22.00 Uhr Weibchen und Böcke in einem Ver-
hältnis von 4:1 maximal 5:1 in Kleinkäfigen zusammengesetzt. Die Begattung erfolgte in 
der Regel um oder wenige Stunden nach Mitternacht. Nach 12 Stunden Paarungszeit 
wurden die Tiere um 10.00 Uhr des folgenden Tages wieder voneinander getrennt. Falls 
eine Maus begattet worden war, begann jetzt der erste Tag der Trächtigkeit (E0.5) [Kauf-




Die trächtige Maus eines gewünschten Stadiums wurde mit Hilfe einer großen Pinzette 
durch einen Genickbruch getötet und mit Präparationsnadeln auf einer Unterlage fixiert. 
Der Situs wurde mit dem stumpfen Schenkel einer Präparationsschere vorsichtig eröffnet 
und der Uterus mit einem mit Phosphatpuffer (siehe 2.6) getränkten Tupfer vor Austrock-
nung geschützt. Mit einer feinen Pinzette und einer feinen Präparationsschere wurde der 
Uterus eröffnet und die Eihäute entfernt.  
Die Embryonen wurden in einem mit Chloroform (Fa. Merck KG, Darmstadt) gefüllten Ex-
sikkator getötet und in ein Gefäß mit Phosphatpuffer gegeben. Embryonen ab E16.5 
wurde mit feinen Präpariernadeln auf einer Unterlage fixiert, und das Herz mit einer feinen 
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Pinzette und mit einer feinen Präparierschere freigelegt. Mit einer Insulinkanüle wurde der 
linke Ventrikel punktiert, 10 ml Vorspüllösung [Forssmann et al., 1977] und 10 ml Zambo-
nifixans [Stefanini et al., 1967] perfundiert (siehe jeweils 2.6). Anschließend wurden die 
perfundierten Embryonen über Nacht bei 4° C zusätzl ich mit Zambonifixans immersionsfi-
xiert. Jüngere Stadien (E14.5, E15.5) brauchten nur immersionsfixiert werden.  
Nach dem Fixieren wurden die Embryonen über Nacht und auch am folgenden Tag 
mehrfach in 0,1 M Phosphatpuffer gewaschen, bis die gelbe Farbe des Zambonifixans 
vollständig ausgewaschen worden war. Am folgenden Tag wurden die Proben zur Kryo-
protektion in 18 % saccharosehaltigen 0,1 M Phosphatpuffer (siehe 2.6) überführt. Mehr-
mals gewechselt, verblieben die Embryonen einen Tag in dieser Lösung. Anschließend 
wurden sie in Tissue Tek® (Tissue Tek® O.C.T. Compound, Sakura Fintek Europa B.V. 
Zoeterwoude, Niederlande) eingebettet, mit flüssigem Stickstoff in kraniokaudaler Aus-
richtung - zur Herstellung axialer Schnitte - eingefroren und bei -80°C aufbewahrt. 
 
 
2.3 Anfertigen von Gewebeschnitten 
Die in Tissue Tek® eingefrorenen Embryonen wurden in vertikaler Ausrichtung auf einen 
Objekthalter aufgefroren und in kraniokaudaler Richtung bei -28°C im Kryostaten (Jung 
Frigocut 2800 E, Fa. Leica, Bensheim, BRD) in Serie geschnitten.  
Der Kopf wurde bis zum Dens axis unter laufender Kontrolle der Schnittlage im Embryo – 
mit einer 0,25% Toluidinblau O (Chroma-Gesellschaft, Schmidt&Co, Stuttgart/Untertürk-
heim) in 0,1 M PBS Lösung (Kryoschnellfärbung, siehe 2.6) - in 200 µm Schritten abgetra-
gen. Nachdem das SCG angeschnitten worden war, wurde eine axiale Schnittserie mit 
einer Schnittdicke von 10 µm angefertigt und auf chromgelatinierte Objektträger (siehe 
2.6) aufgezogen. Die angefertigten Serienschnitte wurden 3 Stunden luftgetrocknet und 
bei -20°C gelagert. 
Danach wurden die restlichen Halsabschnitte unter laufender Kontrolle der Schnittlage bis 
zum Aortenbogen vorsichtig abgetragen. Nach Anschnitt des SG wurde eine Schnittserie 
wie oben beschrieben entnommen. Außerdem wurden Schnittserien thorakaler DRG an-
gefertigt. Unter laufender Kontrolle bis zum Anschnitt des CSMG wurden Thorax und 
Oberbauch in 40 µm Schritten abgetragen und eine Schnittserie aus dem Ganglion ange-
fertigt. Außerdem wurden Schnittserien lumbaler DRG angefertigt. Bis zum Anschnitt des 
IMG wurde der restliche Oberbauch bis zum kaudalen Ende der Nieren abgetragen und 
eine Schnittserie wie oben beschrieben angefertigt. 
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2.4 Immunhistochemie 
Eine Schnittserie umfasste 4 Objektträger mit jeweils 3 Schnitten aus dem jeweiligen 
Ganglion. Objektträger Nr. 1 wurde mit Kryoschnellfärbung zur Ermittlung der Anzahl der 
Ganglienzellen eingefärbt.  
Nr. 2 wurde zum Nachweis eines sympathischen Ganglions mit anti-TH inkubiert. TH ist 
das Schrittmacherenzym der Katecholaminbiosynthese [Levitt et al., 1965]. Für folgende 
sympathischen Ganglien der adulten Maus konnte TH nachgewiesen werden: SCG [Gib-
bins, 1991], SG [Story et al., 2000] und CSMG [Jobling et al., 1999]. Während der embryo-
nalen Entwicklung konnte TH im SCG (E13.5) [Coughlin et al., 1977], sowie im SG und 
CSMG nachgewiesen werden [Glebova et al., 2004]. 
Objektträger Nr. 3 wurde mit anti-HO-2 bzw. anti-HO-1 und Nr. 4 für die Kontrollreaktion 
ohne Primärantikörper inkubiert. Die Spezifität der immunhistochemischen Reaktion des 
HO-2 Antiserums wurde mittels Präabsorptionsversuche mit rekombiniertem HO-2 Protein 
nachgewiesen [Vollerthun et al., 1995]. Die verwendeten Antiseren sind in den Tabellen 2 
und 3 aufgeführt. Die aliquotierten Antikörper wurden bei -80°C aufbewahrt. Zum 
Gebrauch wurden sie nach dem Auftauen in Natriumazid-haltigem PBS mit doppeltem 
Salzgehalt verdünnt und bei 4°C gelagert. Das Natri umazid (Fa. Merck KG, Darmstadt) 
verhinderte die Kontamination mit Mikroorganismen. 
Die Objektträger Nr. 1 wurden 3 Minuten mit Kryoschnellfärbung eingefärbt, 3 x 5 Minuten 
in PBS gewaschen und zur Erhöhung der Lichtdurchlässigkeit in carbonatgepuffertem 
Glycerol (pH 8,6) eingedeckelt (siehe 2.6).  
Die Objektträger Nr. 2, 3 und 4 wurden nach dem Prinzip der Einfachimmunfluoreszenz 
behandelt. Die Gewebeschnitte wurden zunächst 2 x 5 und zusätzlich für 2 x 10 Minuten in 
PBS gewaschen, um das restliche Zambonifixans vollständig aus dem Gewebe zu lösen, 
und für eine Stunde mit einer Lösung zum Blocken von unspezifischen Proteinbindungs-
stellen inkubiert. Diese Blocklösung enthielt 10% normales Schweineserum, 0,1% Rinder-
serumalbumin (jeweils aus dem Schlachthof Giessen stammend) und 0,5% Tween 20 (Fa. 
Sigma, St. Louis, MO, USA) in PBS (siehe 2.6). Nach weiteren 2 x 10 Minuten Waschen in 
PBS wurden die Gewebeschnitte über Nacht mit den Primärantikörpern (siehe Tabelle 2) 
in einer feuchten Kammer inkubiert. Objektträger Nr.4 für die Kontrollreaktion wurde ohne 
den Primärantikörper inkubiert. Die Primärantikörper wurden mit Blocklösung verdünnt, um 
Hintergrundreaktionen zu vermindern. Am folgenden Tag wurden die Objektträger 2 x 10 
Minuten in PBS gewaschen und für eine Stunde mit dem Sekundärantikörper (siehe Ta-
belle 3) inkubiert, der in PBS mit doppelter Salzkonzentration verdünnt worden war. Der 
erhöhte Salzgehalt diente zur Verringerung von Hintergrundreaktionen [Grube et al., 
1980]. Der Sekundärantikörper stammte von einer anderen Tierspezies als der Primäranti-
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körper und war gegen das im Primärserum enthaltene Immunglobulin gerichtet. Anschlie-
ßend wurden die Gewebeschnitte erneut für 2 x 10 Minuten in PBS gewaschen und in 
carbonatgepuffertem Glycerol (pH 8,6) eingedeckelt.  
 
Antigen Wirt Verdünnung Quelle 
Tyrosine Hydroxylase Kaninchen 1:400-800 Biotrend Chemikalien GmbH, Köln 
HO-1 Kaninchen 1:1600 AFFINITI Research Products Ltd, 
Mamhead Exeter, UK 
HO-2 Kaninchen 1:1600 StressGen Biotechnologies Corp. 
Victoria, BC, Canada 
 
Tabelle 2: Liste der verwendeten Primärantikörper. 
 
Antigen Konjugat Wirtspezies Verdünnung Quelle 
Kaninchen-IgG Fluorescein-
Isothiocyanat (FITC) 
Ziege 1:400 Organon Teknika 
Corporation, Eppelheim 
 
Tabelle 3: Verwendeter Sekundärantikörper. 
 
 
2.5 Mikroskopische Auswertung 
Die mikroskopische Auswertung der Präparate erfolgte mit einem Auflicht-Fluoreszenz-
mikroskop (Olympus, Modell BX60F, Hamburg). Die geeignete Filterkombination ist in Ta-
belle 4 dargestellt: 
 
Filterkombination Fluorochrom Erregerfilter Sperrfilter 
U-MNIB FITC band pass 470-490 nm band pass 515-550 nm 
 
Tabelle 4: Verwendete Filterkombination 
 
Zur Dokumentation wurden Schwarz-Weiß-Fotos (Kodak TMY 400) mit einem am Fluo-
reszenzmikroskop angeschlossenen Fotomikrografik-System (40-fachen Objektivvergrö-
ßerung) angefertigt und mit einer angeschlossenen digitalen Kamera zur Auswertung Bild-
dateien erstellt. Die Bilddateien wurden mit dem Programm Scion Image Scion Corpora-
tion, Maryland, USA) bearbeitet.  
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Pro Ganglion eines Entwicklungsstadiums wurden von 3 unterschiedlichen Tieren jeweils 
6-9 Querschnitte als pars pro toto ausgewertet. Es wurden sowohl die mit Kryoschnellfär-
bung (Durchlichtbild) angefärbten Ganglienzellen als auch der Folgeschnitt (Abstand 20 
µm) mit den HO-2 positiven Ganglienzellen (Fluoreszenzbild) per Mausklick markiert und 
durch ein Macro (geschrieben von Andre Kavran, Institut für Anatomie und Zellbiologie der 
Justus Liebig Universität Giessen) ausgezählt. Die Anzahl HO-2 positiver Ganglienzellen 
wurde im Vergleich zu der Anzahl aller Ganglienzellen (Kryoschnellfärbung) berechnet. 
 
 
2.6 Lösungen und Reagenzien 
 
Vorspüllösung [Forssmann et al., 1977]: 
•  PVP (Polyvinylpyrrolidon, MG 40000)  25 g 
  NaCl reinst                  9 g 
  Procainhydrochlorid reinst         5 g 
  Aqua dest.                   1000 ml 
Die Reagenzien wurden miteinander vermischt und die Lösung auf pH 7,4 eingestellt. An-
schließend wurde die Lösung mit Membranen der Porengröße 0,6-3,0 µm gefiltert. Unmit-
telbar vor der Perfusion wurden 2 ml Heparin (Liquemin 25000 ad 5 ml Ampullen, Roche 
Diagnostics GmbH, Mannheim) dazugegeben. 
 
Phosphatpuffer 0,2 M: 
•  Lösung A : NaH2PO4·2 H2O (Natriumdihydrogenphosphat-Dihydrat) 27,6 g/l = 0,2 M 
  Lösung B: Na2HPO4·2 H2O (Dinatriumhydrogenphosphat-Dihydrat) 35,6 g/l = 0,2 M 
230 ml der Lösung A wurden mit 770 ml der Lösung B gemischt und die Lösungen auf pH 
7,4 eingestellt. Beide Reagenzien stammten von der Firma Merck KG, Darmstadt. 
 
Phosphatgepufferte Salzlösung (PBS: 
•  Lösung A  8,75 ml 
  Lösung B  6,20 ml 
  NaCl     22,4 g, doppelt NaCl 44,8 g [Grube et al., 1980] 
  Aqua dest.  5000 ml 
Die einzelnen Reagenzien wurden miteinander vermischt und die Lösungen auf pH 7,4 
eingestellt. Alle Reagenzien stammten von der Firma Merck KG, Darmstadt. 
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Zambonifixans [Stefanini et al., 1967]: 
•  37%ige Formaldehydlösung  50 ml 
  0,2 M Phosphatpuffer      500 ml 
  gesättigte Pikrinsäure      150 ml 
  Aqua dest.             300 ml 
Die einzelnen Reagenzien wurden miteinander vermischt und die Lösungen auf pH 7,4 
eingestellt. Alle Reagenzien stammten von der Firma Merck KG, Darmstadt. 
 
18%ige Saccharoselösung: 
•  0,2 M Phosphatpuffer  500 ml 
  Saccharose        180 g 
  Aqua dest.         500 ml 
Die einzelnen Reagenzien wurden miteinander vermischt und die Lösung auf pH 7,4 ein-
gestellt. Alle Reagenzien stammten von der Firma Merck KG, Darmstadt. 
 
Chromgelatinierte Objektträger: 
Es wurden Objektträger der Größe 76x26 mm und Deckgläser der Größe 24x60 mm der 
Firma Menzel-Gläser, Braunschweig, verwandt. 
•  Gelatine    5 g 
  Chromalaun  0,5 g 
  Aqua dest.   1000 ml 
Die Gelatine wurde in Aqua dest. bis auf 35°C und n ach Zugabe des Chromalauns weiter 
auf 40°C erwärmt. Anschließend wurde die Lösung in einem Wasserbad auf 15-20°C ab-
gekühlt. Autoklavierte Objektträger wurden für 10 Minuten in die Lösung getaucht und über 
Nacht im Trockenschrank bei 37°C getrocknet. 
 
Gepuffertes Glycerol: 
•  Na2CO3  (Natriumcarbonat)       53 g/l = 0,5 M 
  NaHCO3  (Natriumhydrogencarbonat) 42 g/l = 0,5 M 
  C3H5(OH)3 (Glycerol)            100 ml 
Die beiden Bestandteile der Pufferlösung wurden miteinander vermischt und die Lösung 
auf pH 8,6 eingestellt. Zwei Teile des Glycerols wurden mit einem Teil Puffer vermischt. 
Alle Reagenzien stammten von der Firma Merck KG, Darmstadt. 
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3. Ergebnisse 
Es wurden die paravertebralen sympathischen Ganglien SCG und SG, die prävertebralen 
Ganglien CSMG und IMG der Entwicklungsstadien E14.5-E20.5 sowie von neugeborenen 
(Postnatum: PN) und adulten Mäusen untersucht. Ergänzend wurden sensorische thora-
kalen und lumbalen DRG des E15.5 und E16.5 untersucht. 
 
 
3.1  Superior Cervical Ganglion (SCG) 
3.1.1 Hämoxigenase-2 
Initial (E15.5) konnten nur einige wenige HO-2 positive Ganglienzellen (1,4%) nachgewie-
sen werden (Abb. 2). An den folgenden Tagen reagierten 13,7% (E16.5) und 17,5% 
(E17.5, Abb. 3) der untersuchten Ganglienzellen HO-2 positiv. Zwischen E18.5 (Abb. 4) 
und E19.5 (Abb. 5) konnte ein sprunghafter Anstieg von 29,7% auf 74,5% beobachtet 
werden. Ab E20.5 (Abb. 6) waren 77,5% und unmittelbar postnatal 92,7% der untersuch-
ten Ganglienzellen HO-2 positiv. Im SCG adulter Mäuse reagierten 93,0% der Ganglien-
zellen HO-2 positiv (Abb. 7). Eine Übersicht über die einzelnen Ergebnisse ist in Tabelle 5 
zusammengestellt. Jedes Stadium wurde jeweils an 3 Embryonen (markiert durch Indizes 
an den Embryonalstadien) verschiedener Muttertiere untersucht. Grafik 1 illustriert den 
zeitlichen Verlauf der Häufigkeit HO-2 positiver Neuronen. 
 
Stadium Neuronen  
[n] 




E15.51 282 7 2,5 
E15.52 301 2 0,7 
E15.53 435 5 1,1 
E15.5gesamt 1018 14 1,4 
E16.51 1907 303 15,9 
E16.52 1991 271 13,6 
E16.53 1866 215 11,5 
E16.5gesamt 5764 789 13,7 
E17.51 1887 322 17,1 
E17.52 1612 295 18,3 
E17.53 1597 275 17,2 
E17.5gesamt 5096 892 17,5 
E18.51 1334 428 32,1 
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E18.52 1033 324 31,4 
E18.53 1043 262 25,1 
E18.5gesamt 3410 1014 29,7 
E19.51 1784 1376 77,1 
E19.52 1699 1325 78,0 
E19.53 1782 1219 68,4 
E19.5gesamt 5265 3920 74,5 
E20.51 1555 1202 77,3 
E20.52 1241 1015 81,8 
E20.53 1473 1087 73,8 
E20.5gesamt 4269 3304 77,4 
PN1 1678 1574 93,8 
PN2 1686 1499 88,9 
PN3 1777 1694 95,3 
PNgesamt 5141 4767 92,7 
Adult1 744 703 94,5 
Adult2 700 625 89,3 
Adult3 599 573 95,7 
Adultgesamt 2043 1901 93,0 
 
Tabelle 5: Anzahl HO-2 positiver Neuronen in Relation zur Gesamtanzahl im SCG.  
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E15.5 E16.5 E17.5 E18.5 E19.5 E20.5 PN Adult
 
 








SCG des E15.5. 
Nachweis eines HO-
2 positiven Neurons 
(Pfeil). Soma positiv, 
Nukleus negativ. 
Abb. 3: 
SCG des E17.5. 
17,5% HO-2 positive 
Perikarien. 
Abb. 4: 
SCG des E18.5. 










SCG des E19.5. 
74,5% HO-2 positive 
Perikarien. 
Abb. 6: 
SCG des E20.5. 
77,4% HO-2 positive 
Perikarien. 
Abb. 7: SCG adult. 








Kontrolluntersuchungen ohne Inkubation mit dem Primärantikörper belegten, dass es sich 
hierbei nicht um unspezifische Proteinbindungen handelte. Kontrolluntersuchungen wur-
den für jedes Entwicklungsstadium durchgeführt. Exemplarisch zeigen Abbildung 8 und 9 




Abb. 8: SCG des E19.5 





Abb. 9: SCG der adulten Maus. 





Bei den durchgeführten Experimenten wurden die Ganglien jedes Stadiums mit anti-TH 
inkubiert, um damit das Vorliegen eines sympathischen Ganglions zu beweisen. Bereits ab 
E14.5 konnte TH in einigen Perikarien mit prägnanter Intensität nachgewiesen werden 






Abb. 11:  
SCG des E18.5. 
Fast alle Perikarien 
reagierten TH positiv. 
Abb. 10:  
SCG des E14.5. 
Bereits einige Peri-












HO-1 konnte weder in den adulten Ganglienzellen des SCG, noch in den untersuchten 
Entwicklungsstadien E14.5, E16.5, E18.5, E20.5 nachgewiesen werden. Exemplarisch 
zeigen Abbildung 14-16 die Stadien E14.5 mit Kontrolluntersuchung und das adulte Sta-
dium. 
 
Abb. 12:  
SCG des E20.5. 
Alle Perikarien rea-
gieren TH positiv. 
Abb. 13: SCG adult. 
TH positive Neuronen 









Abb. 14:  
SCG des E14.5 
Kein Nachweis HO-1 
positiver Perikarien. 
Abb. 15:  
SCG des E14.5 
Kontrolluntersuchung 
ohne Inkubation mit 
dem Primärantikörper. 
Abb. 16: SCG adult 






3.2 Stellate Ganglion (SG) 
 
3.2.1 Hämoxigenase-2 
Ebenso wie beim SCG reagierten initial (E15.5) nur wenige Ganglienzellen HO-2 positiv 
(1,1%, Abb. 17). Während des E16.5 und E17.5 (Abb. 18) stieg die Häufigkeit positiver 
Ganglienzellen von 13,6% auf 20,3% an. Zwischen dem E18.5 (Abb. 19) und E19.5 (Abb. 
20) konnte ein sprunghafter Anstieg von 33,9% auf 75,2% beobachtet werden. Unmittelbar 
vor (E20.5; Abb. 21) und unmittelbar nach der Geburt (PN) reagierten 81,4% bzw. 92,6% 
der Ganglienzellen HO-2 positiv. Neuronen des SG adulter Mäuse waren zu 94,5% positiv 
(Abb. 22). Eine Übersicht ist in Tabelle 6 zusammengestellt. Jedes Stadium wurde jeweils 
an 3 Embryonen (markiert durch Indizes an den Embryonalstadien) verschiedener Mutter-
tiere untersucht. Grafik 2 illustriert den zeitlichen Verlauf der Häufigkeit HO-2 positiver 
Neuronen. 
 
Stadium Neuronen  
[n] 




E15.51 306 4 1,3 
E15.52 423 3 0,7 
E15.53 397 5 1,3 
E15.5gesamt 1126 12 1,1 
E16.51 1644 286 17,4 
E16.52 1894 206 10,9 
E16.53 1869 243 13,0 
E16.5gesamt 5407 735 13,6 
E17.51 1615 314 19,4 
E17.52 1592 345 21,7 
E17.53 1443 283 19,6 
E17.5gesamt 4650 942 20,3 
E18.51 1373 398 29,0 
E18.52 1344 445 33,1 
E18.53 1336 530 39,7 
E18.5gesamt 4053 1373 33,9 
E19.51 2062 1463 71,0 
E19.52 1929 1465 75,9 
E19.53 1815 1440 79,3 
25 µm 
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E19.5gesamt 5806 4368 75,2 
E20.51 1858 1511 81,3 
E20.52 1757 1392 79,2 
E20.53 1948 1626 83,5 
E20.5gesamt 5563 4529 81,4 
PN1 1637 1484 90,7 
PN2 1551 1457 93,9 
PN3 1667 1553 93,2 
PNgesamt 4855 4494 92,6 
Adult1 1097 1009 92,0 
Adult2 1103 1055 95,6 
Adult3 973 936 96,2 
Adultgesamt 3173 3000 94,5 
 
Tabelle 6: Anzahl HO-2 positiver Neuronen in Relation zur Gesamtanzahl im SG.  










% 1,1% 13,6% 20,3% 33,9% 75,2% 81,4% 92,6% 94,5%
E15.5 E16.5 E17.5 E18.5 E19.5 E20.5 PN Adult
 
 








Abb. 18:  
SG des E17.5. 
20,3% HO-2 positive 
Perikarien. 
Abb. 19:  
SG des E18.5. 
33,9% HO-2 positive 
Perikarien. 
Abb. 17:  
SG des E15.5. 
Nachweis eines HO-
2 positiven Neurons 













SG des E19.5. 
75,2% HO-2 positive 
Perikarien. 
Abb. 21:  
SG des E20.5. 
81,4% HO-2 positive 
Perikarien. 
Abb. 22: SG adult. 






Kontrolluntersuchungen ohne Inkubation mit dem Primärantikörper belegten, dass es sich 
hierbei nicht um unspezifische Proteinbindungen handelte. Kontrolluntersuchungen wur-
den für jedes Entwicklungsstadium durchgeführt. Exemplarisch zeigen Abbildung 23 und 




Abb. 23: SG des E19.5  





Abb. 24: SG der adulten Maus. 





TH konnte bereits ab E14.5 (Abb. 25) mit deutlicher Intensität nachgewiesen werden. An-
zahl und Intensität TH positiver Neuronen nahm rascher zu als die der HO-2 positiven 








HO-1 konnte weder in den adulten Neuronen des SG, noch in den untersuchten Entwick-
lungsstadien E14.5, E16.5, E18.5, E20.5 nachgewiesen werden. Exemplarisch zeigen Ab-
bildung 27-29 die Stadien E14.5 mit Kontrolluntersuchung und das adulte Stadium. 
Abb. 25:  




Abb. 26:  
SG des E18.5. 
Fast alle Neuronen 







Abb. 27:  
SG des E14.5 
Kein Nachweis HO-1 
positiver Perikarien. 
Abb. 28:  
SG des E14.5 
Kontrolluntersuchung 
ohne Inkubation mit 
dem Primärantikörper. 
Abb. 29: SG adult 






3.3 Celiac Superior Mesenteric Ganglion (CSMG) 
 
3.3.1 Hämoxigenase-2 
Initial (E15.5) wurden nur einige wenige HO-2 positiven Ganglienzellen im CSMG beo-
bachtet (Abb. 30). An den folgenden Tagen nahm die Häufigkeit positiver Ganglienzellen 
von 13,5% (E16.5) auf 23,5% (E17.5, Abb. 31) und 33,9% zu (E18.5, Abb. 32). Wie bereits 
bei Neuronen des SCG und SG beobachtet, nahm zwischen dem E18.5 und E19.5 die 
Häufigkeit HO-2 positiver Neuronen auf 75,2% (Abb. 33) sprunghaft zu. Unmittelbar vor 
(E20.5; Abb. 34) und unmittelbar nach der Geburt (PN) reagierten 79,1% bzw. 92,8% der 
Ganglienzellen HO-2 positiv. Neuronen des CSMG adulter Mäuse waren zu 94,7% positiv 
(Abb. 35). Eine Übersicht ist in Tabelle 7 zusammengestellt. Jedes Stadium wurde jeweils 
an 3 Embryonen (markiert durch Indizes an den Embryonalstadien) verschiedener Mutter-
tiere untersucht. Grafik 3 illustriert den zeitlichen Verlauf der Häufigkeit HO-2 positiver 
Neuronen. 
 
Stadium Neuronen  
[n] 




E15.51 450 3 0,7 
E15.52 215 1 0,5 
E15.53 448 6 1,3 
E15.5gesamt 1113 10 0,9 
E16.51 1810 290 16,0 
E16.52 1636 187 11,4 
E16.53 1648 213 12,9 
E16.5gesamt 5094 690 13,5 
E17.51 1385 277 20,0 
E17.52 1361 336 24,7 
E17.53 1312 341 26,0 
E17.5gesamt 4058 954 23,5 
E18.51 1365 423 31,0 
E18.52 1275 433 34,0 
E18.53 1315 486 37,0 
E18.5gesamt 3955 1342 33,9 
E19.51 1949 1502 77,1 
E19.52 1686 1272 75,4 
  37
E19.53 1893 1382 73,0 
E19.5gesamt 5528 4156 75,2 
E20.51 1465 1146 78,2 
E20.52 1639 1262 77,0 
E20.53 1547 1270 82,1 
E20.5gesamt 4651 3678 79,1 
PN1 1683 1576 93,6 
PN2 1584 1468 92,7 
PN3 1725 1591 92,2 
PNgesamt 4992 4635 92,8 
Adult1 655 621 94,8 
Adult2 595 562 94,5 
Adult3 558 529 94,8 
Adultgesamt 1808 1712 94,7 
 
Tabelle 7: Anzahl HO-2 positiver Neuronen in Relation zur Gesamtanzahl im CSMG.  
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Abb. 30:  
CSMG des E15.5. 
Nachweis von 2 HO-2 
positiven Neuronen  
(Pfeile). 
Abb. 31:  
CSMG des E17.5. 
Nachweis von HO-2 
positiven Neuronen  
(23,5%). 
Abb. 32:  
CSMG des E18.5. 











Abb. 34:  
CSMG des E20.5. 
79,1% HO-2 positive 
Perikarien. 
Abb. 35: CSMG adult. 
94,7% HO-2 positive 
Perikarien. Nachweis 
einiger HO-2 positiver 
Dendriten (kleiner 
Pfeil). Axone negativ 
(großer Pfeil). 
Abb. 33:  
CSMG des E19.5. 






Kontrolluntersuchungen ohne Inkubation mit dem Primärantikörper belegten, dass es sich 
hierbei nicht um unspezifische Proteinbindungen handelte. Kontrolluntersuchungen wur-
den für jedes Entwicklungsstadium durchgeführt. Exemplarisch zeigen Abbildung 36 und 




Abb. 36: CSMG des E18.5  





Abb. 37: CSMG der adulten Maus. 





TH konnte bereits ab E14.5 (Abb. 38) mit deutlicher Intensität nachgewiesen werden. An-
zahl und Intensität TH positiver Neuronen nahm rascher zu als die der HO-2 positiven 








HO-1 konnte weder in den adulten Neuronen des CSMG, noch in den untersuchten Ent-
wicklungsstadien E14.5, E16.5, E18.5, E20.5 nachgewiesen werden. Exemplarisch zeigen 
Abbildung 40-42 die Stadien E14.5 mit Kontrolluntersuchung und das adulte Stadium. 
Abb. 38:  




Abb. 39:  
CSMG des E18.5. 
Fast alle Ganglien-








Abb. 40:  
CSMG des E14.5. 
Kein Nachweis HO-1 
positiver Neuronen. 
Abb. 41:  
CSMG des E14.5. 
Kontrolluntersuchung 
ohne Inkubation mit 
dem Primärantikörper. 
Abb. 42:  
CSMG adult 






3.4 Inferior Mesenteric Ganglion (IMG) 
 
3.4.1 Hämoxigenase-2 
Nur in einzelnen Fällen konnten HO-2 positive Ganglienzellen bereits am E15.5 nachge-
wiesen werden (Abb. 43). Nach einer Häufigkeitszunahme HO-2 positiver Ganglienzellen 
von 13,1% (E16.5) auf 20,4% (E17.5, Abb. 44) und 35,5% (E18.5, Abb. 45) konnte ein 
sprunghafter Anstieg auf 75,5% (E19.5) beobachtet werden. Einen Tag vor Geburt (E20.5, 
Abb. 46) reagierten 76.0 % und einen Tag nach der Geburt (PN) 84,0% der untersuchten 
Neuronen HO-2 positiv. Neuronen des IMG adulter Mäuse waren zu 95,1% positiv (Abb. 
47). Eine Übersicht ist in Tabelle 8 zusammengestellt. Jedes Stadium wurde jeweils an 3 
Embryonen (markiert durch Indizes an den Embryonalstadien) verschiedener Muttertiere 
untersucht. Grafik 4 illustriert den zeitlichen Verlauf der Häufigkeit HO-2 positiver Neuro-
nen. 
 
Stadium Neuronen  
[n] 




E15.51 180 0 0,0 
E15.52 201 0 0,0 
E15.53 252 2 0,8 
E15.5gesamt 633 2 0,0 
E16.51 805 168 20,9 
E16.52 1254 151 12,0 
E16.53 946 74 7,8 
E16.5gesamt 3005 393 13,1 
E17.51 1403 299 21,3 
E17.52 1299 239 18,4 
E17.53 1362 291 21,4 
E17.5gesamt 4064 829 20,4 
E18.51 1398 410 29,3 
E18.52 1238 444 35,9 
E18.53 1298 541 41,7 
E18.5gesamt 3934 1395 35,5 
E19.51 1416 1075 75,9 
E19.52 1656 1206 72,8 
E19.53 1667 1291 77,4 
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E19.5gesamt 4739 3572 75,4 
E20.51 684 531 77,6 
E20.52 1205 908 75,4 
E20.53 1521 1152 75,7 
E20.5gesamt 3410 2591 76,0 
PN1 1094 861 78,7 
PN2 1008 892 88,5 
PN3 887 759 85,6 
PNgesamt 2989 2512 84,0 
Adult1 92 88 95,7 
Adult2 87 82 94,3 
Adult3 88 84 95,5 
Adultgesamt 267 254 95,1 
 
Tabelle 8: Anzahl HO-2 positiver Neuronen in Relation zur Gesamtzahl im IMG.  
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Abb. 44:  
IMG des E17.5. 
20,4% HO-2 positive 
Perikarien. 
Abb. 45: 
IMG des E18.5. 
35,5% HO-2 positive 
Perikarien. 
Abb. 43:  
IMG des E15.5. 
Nachweis eines HO-











Kontrolluntersuchungen ohne Inkubation mit dem Primärantikörper belegten, dass es sich 
hierbei nicht um unspezifische Proteinbindungen handelte. Kontrolluntersuchungen wur-
den für jedes Entwicklungsstadium durchgeführt. Exemplarisch zeigen Abbildung 48 und 
49 die Kontrolluntersuchung für E20.5 und das adulte Stadium. 
 
Abb. 46: 
IMG des E20.5. 
76,0% HO-2 positive 
Perikarien. 
Abb. 47: IMG adult. 
95,1% HO-2 positive 
Perikarien. Somata 








Abb. 48: IMG des E20.5. 





Abb. 49: IMG der adulten Maus. 




TH konnte bereits ab E14.5 (Abb. 50) mit deutlicher Intensität nachgewiesen werden. An-
zahl und Intensität TH positiver Neuronen nahm rascher zu als die der HO-2 positiven 









HO-1 konnte weder in den adulten Neuronen des IMG, noch in den untersuchten Ent-
wicklungsstadien E14.5, E16.5, E18.5, E20.5 nachgewiesen werden. Exemplarisch zeigen 
Abbildung 51-53 die Stadien E14.5 mit Kontrolluntersuchung und das adulte Stadium. 
Abb. 49:  




Abb. 50: IMG adult. 
Nachweis katechol-
aminerger Neuronen 











IMG des E14.5 
Kontrolluntersuchung 
ohne Inkubation mit 
dem Primäranti-
körper. 
Abb. 53: IMG adult 
Kein Nachweis HO-1 
positiver Perikarien. 
Abb. 51: 
IMG des E14.5  








3.5 Zusammenfassung der Ergebnisse 
Initial (E15.5) gelang der Nachweis von HO-2 nur in einzelnen Perikarien (0-1,4%) der 
untersuchten sympathischen Ganglien. Zwischen E18.5 und E19.5 nahm die Häufigkeit 
HO-2 positiver Perikarien von 35,5% auf 75,4% in allen untersuchten Ganglien sprunghaft 
zu. Grafik 5 zeigt, dass die Häufigkeit HO-2 positiver Perikarien sigmoid zunahm. 
Zwischen den paravertebralen und den prävertebralen Ganglien gab es keine 













SCG 1,4% 13,7% 17,5% 29,7% 74,5% 77,5% 92,7% 93,0%
SG 1,1% 13,6% 20,3% 33,9% 75,2% 81,4% 92,6% 94,5%
CSMG 0,9% 13,5% 23,5% 33,9% 75,2% 79,1% 92,8% 94,7%
IMG 0,0% 13,1% 20,4% 35,5% 75,4% 76,0% 84,0% 95,1%
E15.5 E16.5 E17.5 E18.5 E19.5 E20.5 PN Adult
 
Grafik 5: Vergleich der Häufigkeit HO-2 positiver Neuronen in den sympathischen 
Ganglien. 
 
Die HO-2 Immunreaktivität setzte nicht abrupt ein, sondern die Intensität nahm 
kontinuierlich zu. Unmittelbar vor Geburt (E20.5) waren bis zu 81,4% der Ganglienzellen 
HO-2 positiv. Damit war die Entwicklung der HO-2 Proteinbiosynthese jedoch noch nicht 
abgeschlossen. Vielmehr setzte sich die Entwicklung in allen untersuchten Ganglien 
postnatal weiter fort. Unmittelbar nach Geburt (PN) reagierten bis zu 92,8% der 
Ganglienzellen HO-2 positiv und im adulten Stadium bis zu 95,1%. Der Nachweis von HO-
1 gelang weder in den adulten Perikarien der untersuchten sympathischen Ganglien, noch 
in den jeweiligen Entwicklungsstadien E14.5, E16.5, E18.5, E20.5. 
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3.6 Dorsal Root Ganglion (DRG) 
Ergänzend zu den Untersuchungen an den sympathischen Ganglien wurde zusätzlich 
sensorische thorakale und lumbale DRG exemplarisch untersucht (E15.5 und E16.5). Da-
bei fielen zeitliche Unterschiede zwischen dem sympathischen und dem sensorischen 
System auf. Bereits ab E14.5 gelang der Nachweis von HO-2 in einigen Perikarien. Einen 
Tag später (E15.5) reagierten 17,9% (Abb. 54) und einen weiteren Tag später (E16.5) 
30,2 % (Abb. 55) der Ganglienzellen HO-2 positiv. Ab dem E18.5 (Abb. 56) waren bereits 
fast alle Neuronen HO-2 positiv – wie im adulten Stadium (Abb. 57). Grafik 6 zeigt, dass 
im Vergleich zu den untersuchten sympathischen Ganglien HO-2 in den sensorischen 




Abb. 54: DRG (LWS) 




Abb. 55: DRG (LWS) 
des E16.5.  
















E15.5 1,4% 1,1% 0,9% 0,0% 17,9%
E16.5 13,7% 13,6% 13,5% 13,1% 30,2%
SCG SG CSMG IMG DRG
 
Abb. 56: DRG (BWS) 
des E18.5. Nachweis 
HO-2 positiver 
Perikarien (100%). 
Soma positiv, Nukleus 
negativ (kleiner Pfeil). 
Axone negativ (großer 
Pfeil). 




Axone negativ (Pfeil). 
Grafik 6: Vergleich 
der Häufigkeit HO-2 
positiver Neuronen in 
sympathischen und 
sensorischen Gang-







4.1 HO-2 während der embryonalen Entwicklung sympathischer Ganglien 
Es wurden die paravertebralen sympathischen Ganglien SCG und SG sowie die präver-
tebralen Ganglien CSMG und IMG der Entwicklungsstadien E14.5-E20.5, von neugebo-
renen und adulten Mäusen untersucht.  
Die Untersuchungen zeigten, dass HO-2 in sympathischen Ganglien der adulten Maus 
nachgewiesen werden kann, wie es zuvor bei anderen Spezies, z. B. beim 
Meerschweinchen [Vollerthun et al., 1995] und bei der Ratte [Zakhary et al., 1996] 
beschrieben wurde. Dies ist jedoch die erste Untersuchung, die HO-2 in sympathischen 
Ganglien während der Embryonalzeit nachweisen konnte. Initial (E15.5) gelang der HO-2 
Nachweis in nur einzelnen Perikarien. Zwischen E18.5 und E19.5 nahm die Häufigkeit 
HO-2 positiver Zellen von 35,5% auf 75,4% sprunghaft zu. Es konnte gezeigt werden, 
dass in allen untersuchten Ganglien die Häufigkeit HO-2 positiver Perikarien sigmoid 
zunahm. Die HO-2 Immunreaktivität setzte nicht abrupt ein, sondern die Intensität nahm 
kontinuierlich zu. Unmittelbar vor Geburt (E20.5) waren bis zu 81,4% der Ganglienzellen 
HO-2 positiv. Die Zunahme an positiven Perikarien war damit noch nicht abgeschlossen, 
sondern setzte sich in allen untersuchten Ganglien postnatal weiter fort. Unmittelbar nach 
Geburt (PN) reagierten bis zu 92,8% der Ganglienzellen HO-2 positiv und im adulten 
Stadium bis zu 95,1%. Dass mit der Geburt die HO-2 Proteinbiosynthese ihren höchsten 
Level noch nicht erreicht hat, konnte auch bei anderen Spezies beobachtet werden. Einen 
Tag vor Geburt bis zum adulten Stadium steigt die HO-2 Proteinbiosynthese in 
Rattengehirnen um das 2-fache an [Sun et al., 1990]. 
Es konnten keine signifikanten kraniokaudalen Entwicklungsunterschiede von HO-2 in den 
untersuchten sympathischen Ganglien gezeigt werden. An sich sind kraniokaudale 
Entwicklungsunterschiede in der Embryologie nichts ungewöhnliches: Sie sind z.B. bei 
den Somitenpaaren, die das Axialskelett bilden werden, zu beobachten. Das paraxiale 
Mesoderm gliedert sich zu beiden Seiten der Chorda dorsalis würfelförmig zu den 
Somiten. Das erste Somitenpaar entsteht in der Höhe des kranialen Endes der Chorda, 
die anschließenden Somitenpaare werden von kranial nach kaudal nacheinander gebildet. 
Bei der Maus können die ersten 7 Somitenpaare ab E8 beobachtet werden [Kaufmann et 
al., 1999]. Zu Beginn der Neuroblastenmigration aus der Neuralleiste (E10) [Troy et al., 
1990] haben sich bereits 25-30 Somitenpaare und zu Beginn der Bildung sympathischer 
Ganglien (E13.5) [Fagan et al., 1996] 60 Somitenpaare gebildet [Kaufmann et al., 1999].  
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Der kraniokaudale Entwicklungsunterschied zwischen den paravertebralen sympathischen 
Ganglien SCG und SG (Beginn des E13.5 [Fagan et al., 1996]) und den prävertebralen 
sympathischen Ganglien CSMG und IMG (bis Mitte des E13.5 [Kaufmann et al., 1999]) 
beträgt weniger als einen halben Tag. Somit konnte bei dem gewählten Zeitfenster keine 
kraniokaudalen Entwicklungsunterschiede in den Ganglien hinsichtlich HO-2 gefunden 
werden. Grundsätzlich können auch Enzyme in den Organsystemen einen kraniokaudalen 
Entwicklungsunterschied aufweisen. Die zytosolische Glutathionperoxidase (cGPx) wirkt 
antioxidativ und kommt ubiquitär vor [Baek et al., 2005]. Der Nachweis von cGPx mRNA 
gelang im sich entwickelnden Telencephalon und Diencephalon ab E10.5 und im 
Rückenmark ab E14.5 [Baek et al., 2005]. C-Jun N-terminal Kinase (JNK) ist für die 
neuronale Entwicklung von Bedeutung. JNK ist eine Schlüsselkomponente des 
Signaltransduktionweges der neuronalen Differenzierung und Migration [Hirai et al., 2002]. 
JNK wird von MAP kinase upstream kinase (MUK) aktiviert [Hirai et al., 1996]. Der 
immunhistochemischer Nachweis von MUK gelang im Mittelhirn und Rhombenzephalon 




4.2 Lokalisation von HO-2 in sympathischen Ganglien 
Bei den Untersuchungen konnte gezeigt werden, dass HO-2 stets in den Perikarien, in den 
Axonen jedoch nicht nachgewiesen werden konnte. Dieses Phänomen wurde bereits bei 
Untersuchungen sympathischer und sensorischer Ganglien anderer Spezies beobachtet, 
z.B. beim Meerschweinchen [Vollerthun et al., 1995, 1996]. Allerdings existieren 
widersprüchliche Angaben über das axonale Vorkommen von HO-2. Zakhary et al. [1996] 
fanden HO-2 positive Nervenfasern an Gefäßen. HO-2 wurde in einigen Nervenfasern und 
in nonneuronalen Zellen zwischen den glatten Muskelzellen des Magens [Porcher et al., 
1999] und des Jejunums nachgewiesen [Miller et al., 2001].  
Die Diskrepanz des HO-2 Nachweises zwischen den Perikarien und den Nervenfasern 
könnte in unterschiedlichen Proteinmengen, die an beiden Lokalisationen vorhanden sind, 
begründet sein. Womöglich liegen im Axon Proteinmengen vor, die unter 
Normalbedingungen immunhistochemisch nicht nachgewiesen werden können. Für die 
neuronale Isoform der NO-Synthase (nNOS) wurde in sensorischen Neuronen ähnliches 
beschrieben. Fischer et al. [1996] fiel die Diskrepanz zwischen zahlreichen nNOS 
positiven Perikarien und wenigen nNOS positiven Nervenfasern in den Atemwegen des 
Meerschweinchens auf. nNOS wurde überwiegend in den sensiblen vagalen Ganglien 
identifiziert, tracheale und peribronchiale Ganglien reagierten jedoch negativ. NOS positive 
  55
Nervenfasern wurde in der Schicht glatter Muskelzellen und einzelne Fasern im 
respiratorischen Epithel nachgewiesen. Fasern, welche die submuköse Drüsen 
innervieren, waren negativ. Fischer et al. [1996] schlossen daraus, dass NO nach 
elektrischer Feldstimulation mehr von extrinsischen als von intrinsischen Neuronen 
freigesetzt wird. Von nNOS wurden zwei alternative mRNA-Spleißvarianten beschrieben 
[Oberbäumer et al., 1998]. Bei einer Isoform fehlt Exon 2, welches für die 
Membrananheftung während des axonalen Transportes von Bedeutung ist [Oberbäumer 
et al., 1998]. Für HO-2 wurden drei mRNA-Spleißvarianten identifiziert: rHO-2, rHO-2-1, 
rHO-2-2 [McCoubrey et al., 1995; Liu et al., 2000]. Diese differieren lediglich im Bereich 
des nicht-translatierten Exon-1. Unterschiedliche HO-2 Proteinvarianten, welche die 




4.3 Vergleich sympathischer versus sensorischer Ganglien. 
Bei den Untersuchungen konnte gezeigt werden, dass in den sensorischen Perikarien der 
DRG HO-2 wesentlich früher als in sympathischen Ganglien nachgewiesen werden 
konnte. Bereits ab E14.5 reagierten einige Perikarien HO-2 positiv. Während am E15.5 
max. in 1,4% der Perikarien der untersuchten sympathischen Ganglien HO-2 
nachgewiesen werden konnte, wurde in den sensorischen Perikarien der DRG mit 17,9% 
10mal häufiger HO-2 nachgewiesen (Grafik 6). Einen Tag später (E16.5) reagierten circa 
doppelt soviele (30,2% vs. 13,1%) und am E18.5 dreimal soviele (100% vs. 35,5%) 
sensorische wie sympathische Neuronen HO-2 positiv. Somit beginnt die HO-2 
Proteinbiosynthese in den sensorischen Ganglien 2-3 Tage früher als in den 
sympathischen Ganglien. Die Differenz zwischen den sympathischen und sensorischen 
Ganglien dürfte in der unterschiedlich schnellen Entwicklung begründet sein. Die 
Neuroblasten migrieren ab E10 aus der Neuralleiste [Troy et al., 1990] und formieren sich 
zu Beginn des E13.5 (SCG und SG [Fagan et al., 1996]) und bis Mitte des E13.5 (CSMG 
und IMG [Kaufmann et al., 1999]) zu einem sympathischen Ganglion. Die Neuroblasten 
der sensorischen DRG migrieren ebenfalls ab dem E10 aus der Neuralleiste, formieren 
sich jedoch bereits während des E11 zu einem Ganglion [Troy et al., 1990], also 2½ Tage 
früher als die sympathischen Ganglien.  
 
  56
4.4 Bedeutung der HO-2 während der Embryogenese 
Vorkommen, Verteilung und Wirkungen der Hämoxigenasen wurden im zentralen und 
peripheren Nervensystem adulter Tiere ausführlich untersucht. Aber über Hämoxigenasen 
während der Embryonalentwicklung berichten Autoren außerordentlich wenig. Mit der 
Entdeckung von HO-Aktivität im Klein- und Stirnhirn des Meerschweinchens während der 
Embryonalentwicklung wurde über die Bedeutung der Hämoxigenasen für die neuronale 
Entwicklung spekuliert [Cook et al., 1997]. Über die Entwicklung von Hämoxigenasen im 
peripheren Nervensystem ist bislang nichts bekannt. 
Die neuronale Entwicklung sympathischer Ganglien beginnt ab E10 mit der Migration von 
Neuroblasten aus der Neuralleiste [Troy et al., 1990]. Zu diesem Zeitpunkt lassen sich 
bereits die ersten zytoplasmatischen Strukturproteine wie das Peripherin, das zu den 
intermediären Neurofilamenten gehört, nachweisen [Troy et al., 1990]. Ab E14 gelingt der 
Nachweis von Peripherin in allen Perikarien sympathischer Ganglien [Troy et al., 1990]. 
HO-2 hat keinen erkennbaren Einfluss auf die Migration und auf die neuronalen 
Differenzierung, da es sowohl zu Beginn der Migration als auch in der Folgezeit, in der die 
Neuroblasten sich zu einem sympathischen Ganglion formieren (SCG und SG: Beginn 
E13.5 [Fagan et al., 1996], CSMG und IMG: Mitte E13.5 [Kaufmann et al., 1999]), nicht 
nachgewiesen werden konnte. Erst 2-3 Tage nach dem Zusammenschluss zu einem 
Ganglion setzt die HO-2 Entwicklung in den Perikarien ein: in den sensorischen Ganglien 
ab E14.5 und in den sympathischen Ganglien ab E15.5.  
Vielmehr sind für die Migration und für die neuronale Differenzierung andere Faktoren von 
Bedeutung, z.B. FGF8 (fibroblast growth factor 8). FGF8 ist sowohl für die Proliferation 
von Neuroblasten [Heikinheimo et al., 1994], als auch für die Differenzierung in der frühen 
Neurogenese des zentralen Nervensystems von Bedeutung [Lee et al., 1997]. FGF8 
wurde in Neuroblasten sensorischer und sympathischer Ganglien unmittelbar nach deren 
Migration aus der Neuralleiste (E10) nachgewiesen [Tanaka et al., 2001].  
NGF (nerve growth factor) stellt einen weiteren wichtigen Faktor dar, der für die neuronale 
Differenzierung von Bedeutung ist. NGF ist für das Überleben sensorischer und 
sympathischer Neuronen essenziell [Farinas et al., 1994]. Mangel an NGF führt in NGF-/- 
Mäusen ab E17.5 zu einem kompletten Verlust des SCG durch Apoptose [Crowley et al., 
1994]. In den Perikarien des SCG konnten TH, NGF und der Tyrosinkinase Rezeptor A 
(TrkA) immunhistochemisch nachgewiesen werden (E13.5). Die TH-Aktivität steigt um das 
100fache (-E19), die des NGF um das 8fache (E13-E15) [Coughlin et al., 1977] und die 
TrkA-Aktivität mehr als das 6-fache an (E14-E15) [Wyatt et al., 1995]. Auch TrkA ist für 
eine normale Ganglienentwicklung essenziell, da bei TrkA-/- Mäusen der Rezeptorenverlust 
zum Zelltod aller Ganglienzellen bis zum 9. postnatalen Tag führt [Fagan et al., 1996]. 
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NGF und TrkA konnten auch in Perikarien von DRG (E12.5) nachgewiesen werden [Elka-
bes et al., 1994]. 
HO-2 hat keinen erkennbaren Einfluss auf das axonale Wachstum und auf die Synaptoge-
nese, denn wie oben beschrieben beginnt ab E15.5 die HO-2 Entwicklung in einzelnen 
Perikarien der untersuchten sympathischen Ganglien und erst ab E18.5 nimmt diese 
sprunghaft zu. HO-2 konnte in Axonen weder während der Neurogenese, noch im adulten 
Stadium nachgewiesen werden. Darüber hinaus sind das axonale Wachstum und somit 
die Innervation der Zielorgane zu dem Beginn der HO-2 Entwicklung (E15.5) bereits weit 
fortgeschritten. Bündel sympathischer Nervenfasern, die in ihre Erfolgsorgane, z.B. Gl. 
submandibularis (SCG), Herz (SG), Magen und Dünndarm (CSMG) und distales Kolon 
(IMG) [Glebova et al., 2004], projizieren, lassen sich mit anti-TH nachweisen (E16.5): Im 
Zusammenhang mit dem axonalen Wachstum stellt NGF wiederum einen wichtigen Faktor 
dar. NGF stimuliert das Wachstum sympathischer und sensorischer Nervenfasern [Albers 
et al., 1994]. Die Nervenfasern erreichen ihre Zielorgane durch die chemotaktische 
Wirkung dieses Faktors [Gundersen et al., 1979]. NGF konnte in den Perikarien des SCG 
ab E13.5 nachgewiesen werden [Coughlin et al., 1977]. NGF ist nicht nur für das axonale 
Wachstum essenziell, sondern auch für das Überleben der neugebildeten Nervenfasern. 
NGF Mangel führt zu einem signifikanten Rückgang sympathischer Nervenfasern in den 
Erfolgsorganen von NGF-/- Mäusen im Vergleich zum korrespondierenden Wildtyp [Gle-
bova et al., 2004]. 
Weitere Faktoren, die das axonale Wachstum beeinflussen, sind der glial cell (line)-
derived neurotrophic factor (GDNF) und Artemin, das ebenso zu der GDNF Familie gehört. 
GDNF bindet an den GFRα1-Rezeptor [Klein et al., 1997], beeinflusst die Migration von 
Neuroblasten durch seine chemotaktische Wirkung und stimuliert das Wachstum von Ner-
venfasern [Yan et al., 2003]. Ab E15.5 wurde GDNF in 75% der Nervenfasern des SCG 
nachgewiesen [Yan et al., 2003]. Artemin bindet an den GFRα3-Rezeptor [Baloh et al., 
1998]. Die Wirkung von Artemin ist stadiumabhängig. Im Vergleich zum Wildtyp konnte in 
GFRα3-/- Mäusen gezeigt werden, dass Artemin zwischen E12-14 die Proliferation von 
Neuroblasten in vitro stimuliert und protektive Wirkung entfaltet [Andres et al., 2001]. Ab 
E15.5 konnte Artemin in 70% der Nervenfasern des SCG nachgewiesen werden [Yan et 
al., 2003]. Zwischen E16 und P8 nimmt die protektive Wirkung ab, um ab P20 wieder 
zuzunehmen. Ab P20 wird erneut das axonale Wachstum stimuliert [Andres et al., 2001]. 
Ein genereller Mangel an Artemin führt bei GFRα3-/- Mäusen postnatal zum Absterben der 
Perikarien im SCG [Andres et al., 2001]. 
Nochmals zusammenfassend kann festgehalten werden: HO-2 hat keinen erkennbaren 
Einfluss auf die Migration der sympathischen Neuroblasten aus der Neuralleiste ab E10. 
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HO-2 hat keinen erkennbaren Einfluss auf die Bildung der sympathischen Ganglien ab 
E13.5. Ebenso ist davon auszugehen, dass HO-2 keinen erkennbaren Einfluss auf das 
Wachstum sympathischer Nervenfasern besitzt, die in die Erfolgsorgane der jeweiligen 
Ganglien projizieren, da HO-2 zu den oben genannten Zeitpunkten in den Neuronen noch 
nicht nachgewiesen werden kann. Für die neuronale Entwicklung sympathischer Ganglien 
sind vielmehr Faktoren wie FGF8, NGF, TrkA, GDNF und Artemin verantwortlich. Darüber 
hinaus konnte HO-2 in Axonen zu keinem der untersuchten Zeitpunkte nachgewiesen 
werden, weder während der Neurogenese, noch im adulten Stadium. Somit kann ange-
nommen werden, dass HO-2 in den sympathischen Ganglien während der embryonalen 
Entwicklung vor allem metabolische Funktionen wahrnimmt, am naheliegensten die De-
gration von Häm.  
Unmittelbar nach dem Eintreffen sympathischer Nervenfasern in den Zielorganen - Bündel 
sympathischer Nervenfasern, die in ihre Erfolgsorganen projizieren, lassen sich mit anti-
TH nachweisen (E16.5) [Glebova et al., 2004] - beginnt in den dazu gehörigen Ganglien 
die HO-2 Proteinbiosynthese, die zwischen E18.5 und E19.5 sprunghaft zunimmt. Die HO-
2 Proteinbiosynthese hat vor Geburt ihren höchsten Level noch nicht erreicht, sondern 
nimmt postnatal weiter zu, so wie auch postnatal die Bildung von Nervenfasern unter dem 
Stimulus von NGF und Artemin und somit auch die Synaptogenese sich weiter fortsetzen 
[Andres et al., 2001]. Daher kann angenommen werden, dass einerseits HO-2 in den 
sympathischen Ganglien während der embryonalen Entwicklung metabolische Aufgaben 
wahrnimmt, andererseits HO-2 ein Marker neuronaler Reife darstellen könnte. Dazu passt 
die Beobachtung von Sun et al. [1990], dass die HO-2 Proteinbiosynthese im zentralen 
Nervensystem sich ebenso postnatal weiter fortsetzt. 
 
Ein ähnlicher Sachverhalt konnte im enterischen Nervensystem beobachtet werden. Die 
Entwicklung enterischer Ganglienzellen beginnt zwischen E9.5-E10 mit der Migration von 
Neuroblasten aus der Neuralleiste in Richtung des Gastrointestinaltraktes [Young et al., 
2000]. Die Neuroblasten formieren sich zum Plexus myentericus in den kranialen Ab-
schnitten des Darmes ab E12 und im distalen Rektum bis E14.5 [Kapur et al., 1992]. HO-2 
hat wiederum keinen Einfluss auf die Migration und die Bildung der Plexus myentericus, 
da es bei den durchgeführten Untersuchungen erst einen Tag vor Geburt (E19.5) mit einer 
schwachen und unmittelbar vor Geburt (E20.5) mit einer deutlichen Immunreaktion in den 
Ganglienzellen des Plexus myentericus beobachtet werden konnte. Dagegen lassen sich 
die neurotrophischen Faktoren NGF [Rawdon, 1991] und GDNF [Young et al., 2001], die 
auch das Wachstum von Nervenfasern enterischer Ganglienzellen stimulieren [Yan et al., 
2003], unmittelbar nach Beginn der Migration aus der Neuralleiste in den enterischen Neu-
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roblasten nachweisen (E11). Bereits frühzeitig konnten weitere Neuroenzyme und Neuro-
peptide in den enterischen Neuroblasten nachgewiesen werden, z.B. wandern NOS posi-
tive Zellen aus dem dorsalen Mesogastrium in den Plexus myentericus ein (E12) [Bran-
chek et al., 1989]. NPY (Neuropeptid Y) und VIP (Vasoactive intestinal polypeptide) lassen 
sich zu Beginn der Migration (E10) in einigen myenterischen Neuroblasten nachweisen. 
Die Intensität der Immunreaktion beider Neuropeptide nimmt bis E15 deutlich zu, um dann 
wieder abzufallen [Pham et al., 1991]. NPY bewirkt einerseits über eine Bindung an den 
Y1-Rezeptor von Blutgefäßen eine Vasokonstriktion [Lundberg et al., 1990], andererseits 
stimuliert NPY über eine Bindung an den Y2-Rezeptor die Angiogenese, das Wachstum 
und die Migration von Endothelzellen sowie die Bildung von Kapillaren [Zukowska-Grojec 
et al., 1998]. VIP bewirkt eine Vasodilatation [Lundberg et al., 1982] und steigert die TH 
mRNA Synthese [Zurn et al., 1993].  
Daher kann angenommen werden, dass HO-2 auch im enterischen Nervensystem über-




4.5 HO-1 in sympathischen Ganglien 
Über das Vorkommen der HO-1 im adulten peripheren Nervensystem existieren in der 
Literatur widersprüchliche Angaben. Zakhary et al. [1996] konnten HO-1 weder in den 
Perikarien des Ggl. petrosum, noch in denen des SCG der Ratte nachweisen. Magnusson 
et al. [2000] wiesen HO-1 in sensorischen und parasympathischen Ganglien der Ratte nur 
mit schwacher Intensität immunhistochemisch nach. Nach Verletzung konnte eine HO-1 
Induktion beobachtet werden, die zur neuronalen Regeneration als notwendig erachtet 
wurde.  
Dies ist die erste Untersuchung, die HO-1 in den para- und prävertebralen sympathischen 
Ganglien während der embryonalen Entwicklung nachzuweisen versuchte. Jedoch konnte 
zu keinem untersuchten Zeitpunkt HO-1 in den sympathischen Ganglien nachgewiesen 
werden. Daher kann angenommen werden, dass HO-1 keinen Einfluss auf die Migration 
der Neuroblasten aus der Neuralleiste (E10), auf die Bildung eines sympathischen 
Ganglions (E13.5), der neuronalen Differenzierung und des axonalen Wachstums hat.  
Somit scheinen auch Wirkungen der HO-1, wie der Schutz vor oxidativen Stresses [Le et 
al., 1999; Dennery et al., 1998], die aus dem zentralen und peripheren Nervensystem her 
bekannt sind, während der embryonalen Entwicklung in den sympathischen Ganglien 





Mit der Entdeckung von NO als Prototyp einer neu entdeckten Klasse gasförmiger Trans-
mitter wurde die Möglichkeit diskutiert, ob durch Hämoxigenasen (HO) generiertes CO 
ebenso wie NO ein weiterer gasförmiger Transmitter sein könnte, oder ob sich es lediglich 
um ein Abbauprodukt handelt. Vorkommen und Wirkung von HO-2 und HO-1 im zentralen 
und peripheren Nervensystem adulter Tiere wurden in der Literatur ausgiebig beschrieben. 
Sehr wenige Autoren haben Hämoxigenasen im zentralen Nervensystem während der 
embryonalen Entwicklung untersucht. Im peripheren Nervensystem existieren bislang 
keine Untersuchungen während der embryonalen Entwicklung. An Hand einer ontogeneti-
schen Reihenuntersuchung sollte geklärt werden, ab wann Hämoxigenasen (insbesondere 
HO-2) in Neuronen sympathischer Ganglien nachgewiesen werden können und welcher 
Einfluss der Hämoxigenasen auf die neuronale Reifung, Wachstum der Nervenfasern 
sowie der Synaptogenese daraus abgeleitet werden könnte. 
 
Material und Methoden: 
HO-2 und HO-1 wurden in den paravertebralen sympathischen Ganglien SCG und SG und 
in den prävertebralen Ganglien CSMG und IMG der Entwicklungsstadien E14.5-E20.5, 
von neugeborenen und adulten Mäusen immunhistochemisch untersucht. Ergänzend wur-




Initial (E15.5) gelang der Nachweis von HO-2 nur in einzelnen Perikarien (0-1,4%) der 
untersuchten sympathischen Ganglien. Zwischen E18.5 und E19.5 konnte eine sigmoide 
Häufigkeitszunahme HO-2 positiver Perikarien von 35,5% auf 75,4% in allen Ganglien 
beobachtet werden. Unmittelbar vor Geburt (E20.5) waren bis zu 81,4%, unmittelbar nach 
der Geburt 92,8% und im adulten Stadium bis zu 95,1% HO-2 positiv. Zwischen den 
paravertebralen und den prävertebralen Ganglien gab es keine kraniokaudalen 
Entwicklungsunterschiede. Die HO-2 Immunreaktivität setzte nicht abrupt ein, sondern die 
Intensität nahm kontinuierlich zu. HO-2 konnte in den sensorischen Ganglien 2-3 Tage 
früher als in den sympathischen Ganglien nachgewiesen werden. Während am E15.5 
max. in 1,4% der Perikarien der sympathischen Ganglien HO-2 nachgewiesen werden 
konnte, wurde in den sensorischen mit 17,9% 10mal häufiger HO-2 positive Neuronen 
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nachgewiesen. Am E16.5 reagierten circa doppelt soviele (30,2% vs. 13,1%) und am 
E18.5 drei mal soviele (100% vs. 35,5%) sensorische wie sympathische Neuronen HO-2 




HO-2 hat keinen Einfluss auf die Migration der Neuroblasten aus der Neuralleiste (E10), 
auf die Bildung eines sympathischen Ganglions (E13.5) sowie auf das Wachstum der 
Nervenfasern und der Synaptogenese (E13.5-E16.5), da es zu diesen Zeitpunkten in den 
Neuronen noch nicht nachgewiesen werden konnte. Für die neuronale Entwicklung sind 
vielmehr Faktoren wie FGF8, NGF, TrkA, GDNF und Artemin verantwortlich. HO-2 konnte 
in Axonen zu keinem der untersuchten Zeitpunkte nachgewiesen werden, weder während 
der Neurogenese noch im adulten Stadium. HO-2 erfüllt somit überwiegend metabolische 
Aufgaben. Da HO-2 unmittelbar nach dem Eintreffen sympathischer Axone in den 
Zielorganen nachgewiesen werden kann (ab E16.5), könnte HO-2 ein Marker neuronaler 
Reife darstellen. HO-2 konnte in sensorischen Ganglien 2-3 Tage früher nachgewiesen 
werden, dem Vorsprung von 2½ Tagen zur Bildung eines Ganglions nach der Migration 
von Neuroblasten aus der Neuralleiste entsprechend. Da HO-1 zu keinem der 
untersuchten Zeitpunkte in den sympathischen Ganglien nachgewiesen werden konnte, 
hat HO-1 somit keinen Einfluss auf die Migration der Neuroblasten aus der Neuralleiste, 







Since the implementation of nitric oxide as a neurotransmitter the role of carbon monoxide 
is still controversially discussed. In the literature the points of view vary from primary 
metabolic function to a further putative transmitter. Distribution and effects of heme 
oxygenases have been examined systematically in the central and peripheral nervous 
systems of adult animals. The role of heme oxygenases (HO) in embryonic development is 
poorly understood. The present study was aimed to determine the time point of occurrence 
of HO in sympathetic ganglia during development to obtain clues as to the role of HO in 
neuronal maturation, axonal growth and synaptogenesis. 
 
Methods and Materials: 
HO-2 and HO-1 were examined immunhistochemically in the paravertebral sympathetic 
superior cervical ganglia and stellate ganglia, in the prevertebral sympathetic celiac 
superior mesenteric ganglia and in the inferior mesenteric ganglia at the embryonic days 
E14.5-E20.5, postnatal and adult. In addition, sensory thoracic und lumbar dorsal root 
ganglia were examined immunhistochemically at E15.5 and E16.5. 
 
Results: 
Initially (E15.5), HO-2 immunoreactivity was observed only in few sympathetic neurons (0-
1.4%). Between E18.5 and E19.5, the frequency of neuronal HO-2 positive perikarya 
sigmoidally increased from 35.5% up to 75.4% in all examined sympathetic ganglia. 
Prenatally (E20.5), HO-2 immunoreactivity was observed in 81.4%, after birth in 92.8% 
and in adults in 95.1% of the neurons. No significant developmental differences between 
prevertebral and paravertebral ganglia were seen. Intensity of HO-2 immunoreactivity did 
not occur in an on/off mechanism, in fact the intensity increased continuously. In sensory 
ganglia, HO-2 immunoreactivity was observed 2-3 days earlier than in the sympathetic 
ganglia. In sympathetic ganglia, HO-2 immunoreactivity was observed in 1.4% of the 
neurons at E15.5, while in sensory ganglia HO-2 immunoreactivity was found in 17.9% of 
the neurons (ten times more). At E16.5, we found two times more (30.2% vs. 13.1%) and 
at E18.5 three times more (100% vs. 35.5%) HO-2 positive neurons in sensory ganglia 





HO-2 has no evident influence on migration of neuroblasts from the neuronal crest (E10), 
development of sympathetic ganglia (E13.5), axonal growth and synaptogenesis (E13.5-
E16.5), because HO-2 immunoreactivity was not found in neurons at the respecitive time 
points during development. Instead, known factors such as FGF8, NGF, TrkA, GDNF and 
Artemin may govern these events. In general, HO-2 was observed only in cell bodies but 
not in axons. Therefore, HO-2 is likely to fulfil predominantly metabolic functions. HO-2 
might be a considered as a marker of neuronal maturation because the onset of neuronal 
HO-2 immunoreactivity coincides with the time point when sympathetic axons have 
reached their target organs (E16.5). In sensory ganglia, HO-2 immunoreactivity was 
observed 2-3 days earlier than in the sympathetic ganglia corresponding to the earlier 
development of sensory ganglia (2-3 days) after migration of neuroblasts from the 
neuronal crest. 
HO-1 has no evident influence neither on migration of neuroblasts from the neuronal crest, 
development of a sympathetic ganglion, neuronal differentiation nor on growth of axons 
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